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ABSTRACT 
 
 
 
McKinney, Erin N. M.S., Purdue University, May 2012. Relative Contribution of Water Quality 
and Habitat to Macroinvertebrate Community Composition in Streams Influenced by 
Agricultural Land Use in the Cedar Creek Watershed, Indiana. Major Professor: Robert B. 
Gillespie. 
 
 
 
The objective of this study was to determine if water quality or instream habitat had a 
greater impact on aquatic macroinvertebrate communities.  In order to investigate the complex 
interactions of water chemistry and stream habitat, macroinvertebrates were collected from 
local streams with a history of herbicide use as part of a larger ecological assessment study. 
Macroinvertebrate data were compared to a variety of stream parameters. Laboratory 
bioassays were also conducted with a Daphnia species (Daphnia magna) and an amphipod 
species (Hyallela azteca) using water from the same local streams. Macroinvertebrate 
community response variables were correlated, through linear regression, to both instream 
habitat and water quality variables. While several instream habitat quality variables were 
significantly correlated with one or more macroinvertebrate metrics, this was true for only two 
water quality variables. This would indicate that variation in stream habitat, more than water 
quality, determines the macroinvertebrate community compositions within the study area. Sites 
with relatively greater nitrate concentrations were correlated with more impaired 
macroinvertebrate communities. Water quality effects were observed in both Daphnia and 
amphipod bioassays. Decreased survival was observed in amphipods exposed to water from 
sites with higher atrazine, total pesticide, and nitrate concentrations, when compared to both 
the less contaminated site and the reference treatments. However, increased reproduction was 
observed in Daphnia in all spring (high‐exposure) creek treatments, when compared to fall (low‐
exposure) and reference treatments. Results from ecological assessments and bioassays indicate 
that future conservation practices should focus on improving stream habitat quality and 
reducing nitrate, while maintaining current water quality improvement practices. 
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INTRODUCTION 
 
 
 
Agricultural production, and therefore, agricultural impact is prevalent throughout the 
United States, with a reported twenty percent of total lands dedicated to agriculture (USDA).  
Above the national average, with over sixty percent agricultural area, Indiana provides a fertile 
research ground for the effects of agricultural contaminants as well as the impacts agricultural 
land use on watersheds (Lau et al., 2006; Pappas and Huang, 2008). The St. Joseph River 
watershed (Figure 1) is located in northeast Indiana, northwest Ohio, and southern Michigan. 
My study site was a sub‐watershed of the St. Joseph River Watershed, the Upper Cedar Creek 
watershed near Waterloo, Indiana. This watershed is located in an area with heavy agricultural 
land use and has been the focus of several studies dating back as far as 1996 (NSERL, SJRWI). 
 
Figure 1: The Saint Joseph River Watershed.
 
#  Sub‐watershed 
1  Lower St. Joseph 
2  Lower Cedar Creek 
3  Bear Creek 
4  Upper Cedar Creek 
5  Middle St. Joseph 
6  Fish Creek 
7  Nettle Creek 
8  West Branch 
9  East Branch 
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Located in an area where the combined effects of soil characteristics, water tables, and 
land elevations do not promote rapid soil drainage, most of the St. Joseph River watershed 
would not be dry enough to farm without artificial drainage. The removal of water from 
agricultural fields is primarily achieved using subsurface drainage tiles (Pappas and Huang, 
2008). Because of these drainage tiles, waters from agricultural fields enter waterways directly, 
without the benefits that soil residence time provides. Waters drained by tile systems are not 
allowed to slowly recede, and as such, have increased turbidity and nutrient load. Increased soil 
residence time increases the potential for absorption and biodegredation of agricultural 
contaminants before entering waterways (ChemFate; Miltner, 1998; and Vancov, 2007). 
Agricultural land use, specifically the necessity to remove standing water from fields, leads to 
the dredging of agricultural drainage ditches. Dredging results in a variety of negative impacts to 
stream habitat and water quality parameters, from altered bed sediment and instream 
vegetation composition to “marginally higher” concentrations of herbicides in the water column 
directly above dredged areas (Pappas and Smith, 2007). 
In order to enrich the soil and to protect crops from pests and noxious weeds, chemicals 
in the form of herbicides and fertilizers are applied to agricultural fields. As rain and flood 
waters flow into agricultural systems, herbicides and fertilizers enter waterways as nonpoint‐
source runoff.  Once in the waterways, these chemicals combine to form complex mixtures and 
interact with other compounds already present (Belden et al., 2007).  Water chemistry and 
habitat together form a unique combination of parameters, which influence the organisms 
found within a waterway.  While the effects of individual chemicals have been studied (Dodson 
et al., 1999; Stoeckel , 2008; Wan et al., 2006) and few studies have investigated the effects of 
the naturally‐occurring contaminated waters (Baer et al., 2009; Tucker and Burton, 1999; 
Robertson and Liber, 2007). Fewer studies have investigated the effects of the complex 
interactions of water chemistry and stream habitat (Caskey and Frey, 2009; Stone et al., 2005). 
The streams of the Cedar Creek watershed were included in studies demonstrating the relative 
importance of instream habitat to fish community response variables, when compared to 
influences of either water chemistry or riparian habitat (Smiley et al., 2008); as well as the 
importance of nutrients to macroinvertebrate response variables, when compared to other 
aspects of water chemistry (Gillespie et al., 2008). A previous study by Stone et al. (2005) linked 
increased instream habitat quality to improved macroinvertebrate community quality in streams 
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influenced by agricultural land use in southern Illinois. Although no studies have been conducted 
in the Cedar Creek watershed to determine the influence of instream habitat on 
macroinvertebrate communities, it was hypothesized that a similar association would be found 
here.  
In an attempt to better understand the interaction of habitat and water chemistry on 
macroinvertebrate communities, data from extensive field studies in the Cedar Creek watershed 
were combined with laboratory water quality bioassays with model test organisms. Ecological 
assessments were carried out to characterize water chemistry, instream habitat, and 
macroinvertebrate community composition of seven headwater agricultural streams. 
Macroinvertebrate community data are useful as a descriptive tool, but the interpretation of 
descriptive statistics alone can be problematic (Wolska et al., 2007). Therefore, 
macroinvertebrate metrics were compared to a suite of instream habitat and water chemistry 
variables to determine the strength of the interactions found. Static renewal bioassays were 
completed in 2010 to further investigate effects of water chemistry on two invertebrate species, 
which are not only frequently used in toxicity studies, but were also found in some of the study 
sites (USEPA, 1991; USEPA, 1994; See Appendix B). 
The objective of this study was to compare the relative contributions of habitat and 
water quality to the integrity of macroinvertebrate communities. Based on previous studies and 
comparison of concentrations of contaminants with effects benchmarks, I predicted that habitat 
would have a stronger influence on macroinvertebrate community integrity than exposure to 
agricultural contaminants. 
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METHODS 
 
 
 
Study Area 
The USDA has funded the Conservation Effects Assessment Project (CEAP) in order to 
determine the effects of agricultural conservation practices on water quality in watersheds 
throughout the United States.  The Cedar Creek watershed, located in Dekalb County in 
northeastern Indiana, is one of 24 benchmark watersheds included in this project.  This 
watershed was selected primarily because it was already part of an ongoing research project of 
the National Soil Erosion Research Laboratory (NSERL) of West Lafayette, Indiana. As part of this 
project, the NSERL maintains water monitoring stations throughout the Cedar Creek watershed. 
Seven sites, located just downstream of these sampling station s, were selected for 
macroinvertebrate collections (Figure 2).  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 2: Map of the Cedar Creek Study Area, courtesy of Kelly Boatright.
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Sample sites were located in one of three sub‐watersheds, designated the A, B, and C 
subwatersheds. Each of these watersheds (see Figure 2) was further divided, based on land 
drainage area, into medium (ME), large (LG), and extra large (XL). The names and drainage areas 
of the study sites are as follows: AME drains 740 acres, ALG drains 6,240 acres, AXL drains 
17,140 acres, BME drains 760 acres, BLG drains 4,260 acres, CME drains 920 acres, and CLG 
drains 4,320 acres. It should be noted here that despite its larger drainage area, BME was dry or 
nearly dry for at least one sampling season every year from 2006‐2011. Of the seven headwater 
sites, three primary study sites (ALG, BLG, and CLG) were selected as the focus for bioassay 
experiments based on similarity in size and drainage area.   
 
Stream Water Chemistry 
Water collected at NSERL stations was filtered and analyzed for herbicides and nutrients 
in both 2006 and 2010 (Flanagen et al., 2008). The herbicides analyzed were: atrazine, 
acetochlor, alachlor, glyphosate, metolachlor, and simazine. Nutrients analyzed included: 
ammonia, total nitrate, and total phosphorus.  
 
Ecological Assessment 
  As part of CEAP, ecological assessments were completed once at each study site in each 
of three sampling seasons: spring (May), summer (July), and fall (September) in 2006. 
Assessments were conducted following protocols outlined by Smiley et al. (2009). At each site, a 
125 meter sampling area was selected and partitioned into six equal, 25 meter sections marked 
with permanent stakes. Each section was separated by a transect “line” that was numbered by 
its position relative to the NSERL sampler, with the 0 m transect being the end of the 125 meter 
sampling area closest to the sampler .  
During ecological assessments, a variety of measurements were taken throughout the 
125 meter sampling area. At the midpoint of each site, physiochemical parameters (water 
temperature, dissolved oxygen, pH) were measured using a miniSonde Hydrolab, Hydrolab Corp. 
At each transect, instream habitat was assessed by measurements of wet width, water velocity, 
and water depth as well as descriptions of substrate and other instream habitat (Table 1).  
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Table 1: Instream habitat parameter descriptions. 
Substrate codes and particle sizes  Instream habitat designations 
Code  Substrate  Size (mm)  Code  Habitat type 
cl  clay  <0.004  OW  Open water 
si  silt  0.004‐0.06  AP  Aquatic plant 
sa  sand  0.06‐2  TV  Terrestrial 
vegetation gr  gravel  2‐64   
co  cobble  64‐256     
 
 
Macroinvertebrates were collected immediately following assessments. Two different 
types of nets were used to collect macroinvertebrates: a 0.5 meter wide dipnet and a standard 
(1ft2) Surber Sampler. The dipnet was used to capture invertebrates clinging to the subsurface 
vegetation of either terrestrial or aquatic plants. For one sample, the dipnet was swept 
vigorously through the a patch of instream vegetation, three times in the same location and 
again three times in a neighboring location, to sample one meter’s width of instream habitat. 
The Surber Sampler was used to collect macroinvertebrates residing in the substrate. For one 
sample, the Surber Sampler was settled firmly into the substrate, and everything within the 
bottom frame was manually manipulated to dislodge all visible clinging and/or buried organisms 
into the collection net. Samples were collected with both dipnet and Surber Sampler at three 
locations at each site, each within a 125m transect of the study site. For each collection day at a 
particular site, samples of the same collection type were combined into a composite sample for 
that date, but dipnet and surber samples were kept separate throughout the sorting process. 
Samples were collected in May, July, and September. The differing emergence times and life 
cycles of stream macroinvertebrates influences the abundances and distributions of the taxa 
within a particular stream throughout the year (Merritt and Cummins, 1995). Because of this 
and the differing target organism of a particular type of sampling gear, macroinvertebrates from 
dipnet and Surber samples from all of the sampling sessions in 2006 were combined into one 
sample for each site for data analysis purposes. 
 
Macroinvertebrate Processing and Data Handling 
  Entire samples were sorted and each individual macroinvertebrate organism was 
counted and identified using dichotomous keys (Merritt and Cummins, 1995; Peckarski et al., 
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1990; and Voshell, 1992; DeLorme, 1999). For this study, “macroinvertebrate” includes: 
amphipods, annelids, bivalves, decapods, gastropods, and insects. Insects, leeches, and 
gastropods were identified to family level, while other non‐insect organisms were identified to 
order. Each organism was assigned to a functional feeding group (Merritt and Cummins, 1995), 
and a tolerance value (Mandaville, 2002) for macroinvertebrate metrics calculations. Although 
other invertebrates, such as cladocerans, nematodes, and arachnids, were found in samples, 
they were not included in data analysis. Abundance, the total number of macroinvertebrate 
captures, and richness, the total number of different taxa found in a given sample, were 
calculated directly from macroinvertebrate datasheets (See Appendix B).  
  Macroinvertebrate data were analyzed to produce several different descriptive indices 
characterizing the instream invertebrate community dynamics. Abundance was the total 
number of organisms collected, while richness was the total number of different taxon in a 
sample. The Family Biotic Index (FBI) is a modified Hilsenhoff Biotic Index that accounts for the 
fact that organisms were only identified to family level (Mandaville, 2002). This less sensitive 
method was chosen due to the significant reduction in macroinvertebrate handling times that 
occurs when identification is not specified to genus or species. The FBI is calculated using the 
equation below. Tolerance values were assigned primarily from Barbour et al. (1999), with 
missing values assigned from Mandaville (2002) (See Appendix B). Tolerance values range from 
10, (highly tolerant taxon), to 0 (highly sensitive taxon).  Potential FBI scores and the 
interpretation of those scores were adapted from Mandaville (2002) (Table 2). 
 
FBI ൌ ෍ܶ כ ݊ܰ  ܶ ൌ tolerance, ݊ ൌ taxon abundance, ܰ ൌ total site abundance 
 
Table 2: Family Biotic Index scores and water quality conditions, adapted from Mandaville, 2002. 
 
Family Biotic Index   Water Quality 
0.00‐3.75‐4.25‐5.00  Excellent‐Very Good‐ Good 
5.01‐5.75‐6.50‐7.25  Fair‐Fairly Poor‐Poor 
7.26‐10.00  Very poor 
 
 
Simpson Diversity Index (DI) and Evenness (E) were calculated using the following equations. 
Diversity Index values range from 0 (no diversity) to 1 (maximum diversity). Evenness is also an 
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important aspect of community composition, and calculations integrate the total site abundance 
into the diversity index. 
 
DI ൌ 1D    where D ൌ
∑݊ሺ݊ െ 1ሻ
ܰሺܰ െ 1ሻ  ݊ ൌ taxon abundance, ܰ ൌ total site abundance 
E ൌ ቆ1 D⁄ܰ ቇ כ 1000 
 
The Berger‐Parker Index (B‐PI) was determined by selecting the percent of the total site sample 
made up of the taxon that was the most prevalent in that sample. For example, if 37% of a given 
sample was from the dipteran family Chironomidae, and every other taxa comprised a smaller 
proportion of the sample, the B‐PI would be 37. Functional Feeding Group Evenness (FFGE) was 
calculated using the diversity and evenness calculations from above, although both diversity and 
evenness are limited due to the small number (5) of categories of feeding groups. Percent EPT 
was calculated as the percent of a sample that comprised organisms from the insect families 
Ephemeroptera, Pleicoptera, and Trichoptera. This commonly‐used index of stream health is 
positively correlated with increasing habitat and water quality due to the sensitive nature of 
these organisms. (Ohio EPA, 1987; Caskey and Frey, 2009; Mandaville, 2002).  Conversely, 
percent Chironomidae and percent Gastropoda are negatively correlated with habitat and water 
quality due to the tolerant nature of these species (Barbour et al., 1999; Mandaville, 2002). 
 
Data Analysis 
  Instream habitat and water quality variables were correlated with macroinvertebrate 
response variables in simple linear regressions. Linear regressions were run and graphed in 
SigmaPlot for Windows version 11.0 (Systat Software, 2008) with the dependent and 
independent variables outlined in Table 3. Significance (p < 0.05) was only acknowledged for 
those regressions that passed Shapiro‐Wilk’s test for normality and test of constant variance 
(Zar, 1999). 
 
 
 
 
9 
 
Table 3: List of independent and dependent variables used in linear regressions. 
 
Creek Parameters/ 
Independent variables 
Macroinvertebrate Metrics/ 
Dependent variables 
%  Silt  Family Biotic Index (FBI) 
Substrate Richness1  Simpson Diversity Index (DI) 
Average Wet Width  Berger‐Parker Index (B‐PI) 
Average Velocity  Functional Feeding Group Evenness (FFGE) 
Average Depth  %  EPT (Ephemeroptera, Pleicoptera, and 
Trichoptera) %  Terrestrial Vegetation
Dissolved Oxygen  Percent  Chironomidae 
pH  Percent  Gastropoda 
Atrazine   
Total Herbicides   
Ammonia   
Total Nitrate   
Total Phosphorus   
1Number of different substrate types 
2 Sum of all herbicides analyzed by ARS in a given year/exposure period 
 
 
Bioassays 
Experimental Design 
Although real‐time exposures actually in the creeks would be the ideal experimental 
setup to ascertain the effects of fluctuating water qualities, such designs proved impossible in 
our study area. Frequent heavy floods in the spring, the time during which exposure to 
agricultural runoff is the highest, can damage or dislodge delicate exposure chambers (Lau et al., 
2006). In fact, previous studies have shown that damage and vandalism can reduce the number 
of intact chambers even during relatively short (2‐18 day) exposure periods (Tucker and Burton, 
1999; Robertson and Liber, 2007). As a result, streamside, flow‐through exposure systems were 
designed and tested with both fish and macroinvertebrates in the sampling season of 2009. As a 
part of this system, exposure chambers were constructed to contain exposure organisms using 
designs similar to those described in other in situ studies (Tucker and Burton, 1999; Robertson 
and Liber, 2007). The nature of the study streams, the duration of the intended exposure 
experiments, and the small size of the study species, however, did not permit for the 
construction of appropriate chambers.  Chambers could not be fit with nylon mesh that would 
not only allow for consistent flow‐through, but also prevent the escape of experimental 
organisms at various life stages. Invertebrate static‐renewal exposure assays were therefore 
10 
 
conducted in the laboratory. Water for invertebrate bioassays was collected twice a week 
directly from streamside system intake pump via an overflow pipe. 
 
Study Species 
Daphnia magna 
  Brood stock cultures of Daphnia magna were purchased from Aquatic Research 
Organisms, Hampton, NH. Organisms were maintained in an artificial media modified from that 
described in USEPA toxicity protocols (USEPA, 1991; USEPA 1994) to include increased trace 
substances as outlined in Elendt and Bias (1990). Reproductive cultures and experimental 
exposure cultures were fed ad libitum a concentrated suspension of Scenedesmus sp. obtained 
from Carolina Biological Supply Company, Burlington, NC and also maintained as outlined in 
USEPA (1991, 1994).  During culturing and experimental exposures, cultures were maintained at 
a 16h light/ 8h dark light cycle, with water temperatures ranging from 21‐23 °C and dissolved 
oxygen ranging from 6‐9mg/L (at or above 80% saturation).  The pH of all cultures and creek 
exposures ranged from 6.6‐8.6. Alkalinity and hardness of prepared laboratory media were 
approximately 120 mg/L and 100 mg/L, respectively. The alkalinity and hardness of all creek 
exposures ranged from approximately 100‐300 mg/L and 110‐400 mg/L, respectively. 
   
Hyalella azteca 
  Brood stock cultures of the amphipod Hyallela azteca were purchased from Aquatic 
Research Organisms, Hampton, NH. Organisms were maintained in an artificial media described 
in USEPA toxicity protocols (USEPA, 1991; USEPA 1994) Reproductive cultures and experimental 
exposure cultures were fed ad libitum with crushed trout chow and TetraMin fish flakes with a 
supplement of Scenedesmus sp. from Daphnia exposures. Both reproductive and experimental 
cultures were provided with artificial substrate of plastic mesh. The mesh covered the entire 
bottom of both types of beakers, with additional mesh providing vertical substrate along the 
sides of beakers containing reproductive cultures.  During culturing and experimental exposures, 
cultures were maintained at a 16h light/ 8h dark light cycle with water temperatures ranging 
from 21‐23 °C and dissolved oxygen ranging from 6‐9mg/L (at or above 80% saturation).  The 
pH, alkalinity, and hardness of amphipod cultures and exposures were the same as those 
outlined for Daphnia above. 
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Water Collection 
Water was collected biweekly (Monday and Thursday) either by sub‐surface grab‐
sample or via mechanical pump. Water was stored in 20‐L Nalgene carboys, aerated for 
24hours, and shaken immediately before it was used. Clean beakers were filled with exposure 
water and experimental organisms were transferred into fresh beakers on Tuesday and Friday. 
At time of water change, dissolved oxygen, pH, and temperature were measured using hand‐
held units (YSI, Yellow Springs Instrument Co., Inc.) and water was set aside for alkalinity, 
hardness, and total suspended solid (TSS) analysis. Alkalinity and hardness were analyzed using 
direct titration kits from LaMotte Company, Chesterton, MD. TSS was analyzed using standard 
methods (Pagana and Pagana, 1998). 
 
Daphnia Exposures 
All Daphnia bioassays were conducted in triplicate beakers containing one liter each of 
water either from one of the study creeks or laboratory‐prepared control water. Reproduction 
and survival were recorded throughout 21‐28 day exposure experiments. For first‐generation 
exposures, 15 female test animals, age 0‐3 d, were allowed to acclimate in each beaker for one 
week. Following transferral, 7‐10 healthy test animals were randomly selected as test organisms 
for reproduction and full life‐cycle survival experiments. Number of surviving reproductive 
females and total reproduction were tabulated for each beaker at each water change twice a 
week. After 17‐21 days of exposure of reproductive females to water from study sites, offspring 
produced during reproduction assays were collected for further exposure assays. Surviving 
female neonates, ages 0‐4d, were transferred to test beakers at the time of water change in 
order to analyze long‐term survival and reproduction in second‐generation exposure 
experiments. Both first‐generations and second‐generation exposure experiments were carried 
out on two separate occasions: at high‐exposure concentrations in the spring (First‐generation: 
5/4‐6/1/2010; Second generation: 6/1‐6/28/2010) and low‐exposure concentrations in the 
summer (First‐generation: 8/3‐8/27/2010; Second generation: 8/31‐9/21/2010). The number of 
reproductive females and the total number of neonates produced between water changes was 
used to calculate the number of juveniles produced per mother, per day. Reported reproduction 
is the average of three replicate beakers. Survivorship is reported as the percent of the total 
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number of exposed individuals remaining at the conclusion of reproduction assays, and is the 
average of three replicate beakers. 
 
Amphipod Exposures 
All experiments were conducted in triplicate beakers containing one liter each of water 
from each of three study creeks or in prepared control water. In addition, each test beaker had 
artificial substrate as described above. For initial exposures, 25 test animals, age 1‐7 days, were 
randomly allocated to each exposure or control beaker. Surviving organisms, pairs engaged in 
amplexis, and surviving offspring were tabulated for each beaker at each water change, which 
was conducted twice a week. 49‐day exposure assays were completed only once, in the spring 
(5/4‐6/21/2010). Reproduction was reported from Day 7 for short‐term exposure results and 
Day 49 for long‐term exposure results. 
 
Data Analysis 
  One way ANOVA was used to compare survival and reproduction among treatments. 
One way ANOVA was also used to compare dissolved oxygen, pH, temperature, herbicide, 
nutrient, and TSS data among creeks and among exposures. All ANOVA tests were followed by 
pairwise multiple comparisons (Tukey Test). If data failed the assumptions of normality or equal 
variance, a Kruskal‐Wallace one‐way ANOVA on ranks with Dunn’s multiple range test was 
performed.  All statistical analysis was performed with SigmaPlot for Windows version 11.0 
(Systat Software, 2008). Significance was acknowledged at p < 0.05. Because no significant 
differences were found between initial and second generation Daphnia exposure water 
chemistry, data from the two exposure periods were combined for statistical analysis into a 
“spring” and “fall” dataset. 
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RESULTS 
 
 
 
Ecological Assessments 
Descriptive macroinvertebrate metrics are reported in Table 4. It must be noted here 
that BME was dry during the September 2006 sampling season and, therefore, the BME data are 
comprised of two, rather than three, pooled sampling seasons. Among ME sites, BME had worst 
macrometrics scores (richness= 33; FBI = 7.55; Diversity Index= 0.54; Berger ‐Parker Index= 64.9; 
functional feeding group evenness= 0.22).  Among ME sites, AME had the best macrometrics 
scores in 3/5 categories (richness= 39; Diversity Index= 0.84; Berger ‐Parker Index= 30.8), while 
CME had the best scores in 2/5 categories (FBI= 6.79 and functional feeding group evenness= 
0.58). Among LG sites, BLG had the worst macrometrics scores (richness= 45; FBI= 6.41; 
Diversity Index= 0.80; Berger ‐Parker Index= 36.7).  Among LG sites, ALG had the best 
macrometrics scores in 3/5 categories (Diversity Index= 0.85; Berger ‐Parker Index= 26.8; 
functional feeding group evenness= 0.59), while CLG had the best scores in 2/5 categories 
(richness= 50; FBI= 5.35). At AXL, richness, FBI, and functional feeding group evenness scores 
were good (45, 5.50, and 0.42 respectively), while Diversity Index and Berger‐Parker Index 
scores were intermediate (0.70 and 47.1, respectively). Among all sites, BME had the greatest 
percent of gastropods (85.6%) and lowest percent of both Chironomidae and EPT species (3.3% 
and 0%, respectively); while AXL had the greatest percent of both EPT species and Chironomidae 
(32.3% and 47.1%, respectively). Among all sites, AXL and CLG had the lowest percent of 
gastropods (2.9% and 2.3%, respectively). 
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Table 4: Macrometrics among all sampling sites in 2006. Abbreviations are defined as follows: 
Family Biotic Index (FBI), Diversity Index (DI), Berger‐Parker Index (B‐PI), Percent Chironomindae 
(% Chiro), Percent Gastropods (% Gastro), Percent of combined Ephemeroptera, Pleicoptera, 
Trichoptera species (%EPT), and functional feeding group evenness (FFGE). 
 
Site  BME*  AME  CME  BLG  ALG  CLG  AXL 
Abundance  6091 8430 6280 7294 6491 6104  5601
Richness  33 39 37 45 47 50  45
FBI  7.55 6.96 6.79 6.41 6.27 5.35  5.50
DI  0.54 0.84 0.79 0.80 0.85 0.81  0.70
B‐PI  64.9 30.8 32.1 36.7 26.8 30.9  47.1
% Chiro  3.3 9.9 21.8 36.7 26.8 26.4  47.1
% Gastro  85.6 58.0 29.6 13.3 28.8 2.3  2.9
% EPT  0.0 0.0 0.4 2.4 12.2 15.8  32.2
FFGE  0.22 0.29 0.58 0.48 0.59 0.29  0.42
 
 
Table 5: r2‐values from linear regressions associating macroinvertebrate community response 
variables to instream habitat and water chemistry. Shaded values indicate statistically significant 
(p < 0.05) regressions. All correlations are positive, unless indicated by a (‐). % tv= percent 
terrestrial vegetation. 
 
Response 
variables 
Instream Habitat  Water Chemistry 
% silt 
Subst 
Richn 
Wet 
Width  Velocity  Depth  % tv  DO  Atra. 
Total 
Herb  NH3  Nitr. 
Total 
Phos 
FBI  0.487  ‐0.054  ‐0.236  ‐0.605  ‐0.264  0.827  ‐0.665  0.066  0.107  0.328  0.132  0.324 
DI  ‐0.009  0.630  0.320  0.001  0.495  ‐0.108  0.139  ‐0.114  ‐0.235  ‐0.342  ‐0.723  ‐0.003 
B‐PI  0.002  ‐0.672  ‐0.250  ‐0.001  ‐0.488  0.091  ‐0.126  0.061  0.195  0.245  0.794  ‐0.001 
FFGE  0.005  0.312  0.142  0.041  0.747  ‐0.058  0.236  0.293  0.151  0.009  ‐0.207  ‐0.076 
% EPT  ‐0.805  ‐0.079  0.303  0.971  0.170  ‐0.774  0.730  ‐0.005  ‐0.043  ‐0.151  0.001  ‐0.311 
% Chiro  ‐0.373  0.020  0.306  0.580  0.490  ‐0.621  0.693  ‐0.001  0.001  ‐0.125  ‐0.051  ‐0.454 
%Gastr  0.230  ‐0.196  ‐0.195  ‐0.404  ‐0.453  0.619  ‐0.580  0.018  0.016  0.189  0.262  0.305 
 
 
The majority of macroinvertebrate response variables were significantly correlated with 
instream habitat parameters (Table 5). Seven out of eleven significant correlations of 
macroinvertebrate responses and instream habitat variables were associated with percent 
terrestrial vegetation and velocity. All six significant correlations of macroinvertebrate responses 
and water chemistry variables were associated with dissolved oxygen or nitrate.  Among 
instream habitat variables, percent terrestrial vegetation was positively correlated with two 
macroinvertebrate metrics (FBI, r2 =0.827; percent gastropod, r2 =0.619); and negatively 
correlated with two macroinvertebrate metrics (percent EPT, r2 =‐0.774; percent Chironomidae, 
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r2 =‐0.621). Percent terrestrial vegetation was negatively correlated with response variables that 
indicate a healthy macroinvertebrate community. Percent EPT species and velocity were 
positively correlated (r2 =0.971), while percent EPT was negatively correlated with percent 
terrestrial vegetation (r2 =‐0.774). In all cases, percent of sensitive EPT species was greater with 
better quality of instream habitat.  
Of the water chemistry variables, only dissolved oxygen and nitrate were correlated 
significantly with macroinvertebrate community response variables. Healthier community 
composition was associated with increased concentrations of dissolved oxygen (percent EPT, 
positive correlation, r2 =0.730; percent gastropod, negative correlation, r2 =‐0.580). Unhealthier 
community composition was associated with increased concentrations of nitrate (Berger‐Parker 
Index, positive correlation, r2 =0.794; Diversity Index, negative correlation, r2 =‐0.723). 
 
Bioassays 
Water Chemistry 
Amphipod exposures were only completed in the spring, while Daphnia exposures were 
completed in the spring and the fall. Concentrations of atrazine, total pesticides, and nitrate 
were significantly greater in the spring exposure period than in the fall. Concentrations of 
ammonia and total phosphorus were similar during spring and fall exposures. During spring 
exposures, concentrations of atrazine were significantly greater in BLG and ALG than in CLG 
(Figure 3). Concentrations of total herbicides were significantly greater in BLG than in ALG and 
significantly greater in ALG than in CLG (Figure 4). Concentrations of ammonia were also 
significantly greater in BLG than ALG and significantly greater in ALG than in CLG (Figure 5). 
Concentrations of total nitrate were significantly greater in BLG and ALG than in CLG (Figure 6). 
There were no significant differences in total phosphorus concentrations among sites during the 
spring exposure period (Figure 7). 
  Median herbicide concentrations did not exceed the USEPA (2011) chronic or acute 
toxicity benchmarks for invertebrates during any exposure period. Ammonia concentrations 
never exceeded the chronic toxicity levels for invertebrates (USEPA, 2011), while total nitrate 
concentrations occasionally exceeded those typical of reference conditions (1.6 mg/L) 
established by the USEPA (2000). Phosphorus concentrations were above those for reference 
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conditions (0.063 mg/L) established by the USEPA (2000) and also exceeded the criterion (0.30 
mg/L) for impaired aquatic life use(IDEM, 2007).   
 
 
Figure 3: Atrazine concentrations in bioassay exposures by exposure type and period. Sites with 
different letters differ significantly (p < 0.05) from one another. 
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Figure 4: Total herbicide concentrations in bioassay exposures by exposure type and period. 
Sites with different letters differ significantly (p < 0.05) from one another. 
 
 
 
Figure 5: Ammonia concentrations in bioassay exposures by exposure type and period. Sites 
with different letters differ significantly (p < 0.05) from one another. 
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Figure 6: Nitrate concentrations in bioassay exposures by exposure type and period. Sites with 
different letters differ significantly (p < 0.05) from one another. 
 
 
 
 
Figure 7: Total phosphorus concentrations in bioassay exposures by exposure type and period. 
Sites with different letters differ significantly (p < 0.05) from one another. 
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Daphnia Exposures 
  There were no significant differences in survival of Daphnia among treatments in the 
first‐generation exposure period (Figure 8). During the second‐generation exposure in spring, 
Daphnia exposed to water from ALG showed significantly less survival, when compared to other 
treatments (reference excluded). During the second generation exposure in fall, Daphnia 
exposed to water from CLG showed significantly greater survival, when compared to other 
treatments, including the reference. Significant differences in reproduction of Daphnia were 
found only in initial exposures (Figure 8). Daphnia reproduction in all creek‐water treatments 
during the spring exposure period was significantly greater than that in the reference treatment 
(Figure 9). During the fall initial exposure period, Daphnia exposed to water from BLG showed 
significantly greater reproduction than that in other creek‐water treatments (reference 
excluded). 
 
 
Figure 8: Survival of Daphnia in bioassays. Sites with asterisks (*) differ significantly (p < 0.05) 
from other treatments in the same exposure. 
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Figure 9:  Reproduction in Daphnia bioassays.  Sites with asterisks (*) have significantly greater 
(p < 0.05) reproduction than other treatments in the same exposure. 
 
 
Amphipod Exposures 
  During the short‐term exposure period (Day 0‐7), amphipods exposed to water from 
BLG showed significantly lower survival than other treatments during the same exposure (Figure 
10). During the long‐term exposure period, amphipods exposed to water from BLG showed 
significantly lower survival when compared to amphipods exposed to either reference water or 
water from CLG (Figure 10). Although long‐term survival of amphipods exposed to water BLG did 
not differ significantly from survival of those exposed to water from ALG, amphipods exposed to 
water from ALG did not have statistically significantly lower survival than those exposed to 
reference water or water from CLG.  
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Figure 10: Survival of amphipods in bioassays. Sites with asterisks (*) have significantly less (p < 
0.05) survival than other treatments in the same exposure. Short‐term= 7d. Long‐term= 49‐d. 
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DISCUSSION 
 
 
 
  Data from ecological assessments supported the prediction that instream habitat 
variables are more important than water chemistry to macroinvertebrate community integrity. 
Impaired macroinvertebrate communities were also found in other studies of aquatic 
invertebrate communities impacted by agricultural land use (Stone et al., 2005; Jergentz et al. 
2004). The negative impact of terrestrial vegetation on macroinvertebrate stream communities 
was expected. Terrestrial vegetation chokes waterways and blocks stream flow. Stream velocity 
was positively associated with greater macroinvertebrate community quality. This was also 
expected because water flow is an integral part of a healthy stream. Lower velocity was also 
associated with lower dissolved oxygen. This explains why velocity and dissolved oxygen are 
positively correlated with improved community integrity. Of the remaining water chemistry 
variables, only increasing nitrate was associated with unhealthy macroinvertebrate 
communities. Although above reference conditions, ambient nitrate levels were relatively low, 
so it was surprising to see negative associations with macroinvertebrate community integrity 
(USEPA, 2000). 
Daphnia survival did not appear to be affected negatively by exposure to ambient 
concentrations of agricultural toxicants. The Daphnia survival bioassays support the prediction 
that water quality will have a minimal effect on macroinvertebrate populations. Even at their 
greatest, contaminant concentration levels were below chronic invertebrate toxicity 
benchmarks established by the USEPA (2011). However, nitrate concentrations were associated 
with less survival in amphipod bioassays, and were negatively correlated with healthy instream 
invertebrate communities. Furthermore, in second‐generation fall exposures, Daphnia 
reproduction was greatest in water from the site where nitrate levels were significantly lower 
than those in other sites. The impacts of nitrate on instream invertebrate communities may be 
worth more study. Although previous studies have found that environmentally relevant 
concentrations of nitrates cause neither acute (48 hour) nor chronic (17 day) toxicity effects in 
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Daphnia magna, environmentally relevant concentrations (4‐7mg/L) were found to have a 
negative effect on some aquatic invertebrates (Scott and Crunkilton, 2000; Camargo et al., 
2004). 
  Amphipods appear to be sensitive to negative impacts from exposure to agricultural 
contaminants. Amphipods exposed to higher concentrations of agricultural contaminants, such 
as nitrate and atrazine, had reduced survival when compared to that in reference water or creek 
water with lower concentrations of contaminants. In previous studies, there has been difficulty 
linking environmentally relevant concentrations of nitrate or atrazine to reduced survival in 
amphipods (Pandey et al., 2011; Moore et al., 2007). Tucker and Burton (1999) found reduced 
survival in 4‐day bioassays with Hyalella azteca exposed to waters impacted by agricultural 
runoff, but no nutrient or herbicide data were presented. The majority of amphipod toxicity 
studies have focused on short‐term exposures ranging from 4‐10 days. In the longest‐running 
published amphipod toxicity study, Heuvel‐Greve et al. (2007) exposed an estuary‐dwelling 
amphipod to laboratory‐prepared waters with varying concentrations of nitrites, for 49 days. 
This study found detrimental effects of nitrite at environmentally relevant concentrations, 
indicating that the short duration of current chronic amphipod tests may not be long enough to 
bring to light potential negative impacts of contaminants. 
While amphipod exposure to increased contamination was linked to decreased survival, 
such a clear‐cut relationship was not found in the Daphnia bioassays. This may be related to the 
increased nutrient concentrations that were associated with increased herbicide concentrations.  
Daphnia magna do not appear to be impacted by acute or chronic exposure to herbicides or 
nutrients at environmentally relevant concentrations (Stoeckel et al., 2008; Wan et al., 2006; 
Nikkilä et al., 2001). In addition, both phosphorus and nitrogen have been associated with 
nutrient limitations and enrichments in Daphnia species (DeMott, 2003; Sterner and Elser, 
2002). In fact, prototype bioremediation systems are being developed by Jung et al. (2009) using 
Daphnia magna to reduce nutrient loads in polluted streams.  In these systems, nitrate and total 
phosphorus concentrations were reduced by 78% and 73%, respectively and initial levels of both 
(7‐11 mg/L and 0.49‐0.85 mg/L, respectively) were similar to bioassay exposure concentrations. 
This further illustrates the roles of these compounds as essential resources, rather than 
toxicants, for Daphnia. When compared to reference treatments, the potential enriching effect 
of creek water on Daphnia magna was demonstrated by greater reproduction in all assays with 
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higher nitrates and phosphorus. This was true despite the fact that both nutrient and herbicide 
levels were elevated during this period. 
An additional factor may have differentiated the effects of exposure to Daphnia and 
amphipods. Amphipods are benthic, or epibenthic (Wang et al., 2004), while Daphnia are 
planktonic (Anderson and Jenkins, 1942). Due to the static nature of the bioassays, sediments 
only remained suspended in the water column for a short time following water change.  Because 
sediments from creek water settled to the bottom of the beaker, Daphnia were primarily 
exposed to compounds remaining in the water column, while amphipods were primarily 
exposed to compounds which had settled out of the column. As such, amphipods had greater 
exposure to sediments than Daphnia, and therefore, may have had greater exposure to 
toxicants from direct contact and from feeding on contaminated sediment particles. Herbicides 
typically have a strong affinity for soil particles (ChemFate), and, if present, would likely be 
bound to sediment particles associated with agricultural runoff. Because water was filtered prior 
to analysis, concentrations of toxicants in suspended sediments were unknown. If relative 
concentrations in suspended sediments are similar to those in the water, then amphipod 
survival results do make sense.  
Although both water quality and habitat influence the macroinvertebrate assemblages 
in agricultural drainage ditches within the Cedar Creek watershed, habitat variables were better 
predictors of community integrity than water chemistry variables. However, nitrate was one 
agricultural contaminant associated with both unhealthy naturally‐occurring, macroinvertebrate 
communities, and reduced survival in amphipod exposures. It is possible that nutrient 
enrichment could mask the negative effects of agricultural contaminants on both naturally 
occurring populations and experimental organisms, exposed to whole‐water runoff (Jung et al., 
2009; Sterner and Elser, 2002).  
Creek water was filtered before chemical analysis and sediments settled out during 
bioassay exposures. Hyallela azteca is a generalist grazer, and as such, likely consumed the 
settled sediment particles, and may have consumed sediment‐bound contaminants. Future 
research could highlight interactions of total suspended solids with atrazine and nitrate at 
measured concentrations of both in column water and sediment particles. Research with 
Daphnia species has shown that the smaller body sizes of juvenile organisms influences their 
diet and that more sensitive endpoints, such as length and dry weight are informative in assays 
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(DeMott et al., 2010). Perhaps potential effects of water contaminant concentrations could be 
established using bioassays focused on a more sensitive life stage, which measured a more 
sensitive endpoint, such as growth. 
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CONCLUSION 
 
 
 
  Within the last 40 years, conservation farming practices, such as improved riparian 
buffer zones and low‐till planting techniques, have been made to reduce the negative impacts of 
agricultural runoff on adjacent streams (Stone et al., 2005). It is possible that water quality 
focused conservation practices have been effective, based on the relatively low concentrations 
of agricultural contaminants in receiving streams. Even so, nitrate was negatively correlated to 
macroinvertebrate community integrity, and may have caused toxic effects in amphipods. 
Reductions in nitrate concentrations should be the focus of future water quality improvement 
efforts. The same amount of effort on practices that focused on water quality has not been 
made to improve instream habitat quality. In fact, regular dredging and channelization 
significantly degrade instream habitat quality. A study by Pappas and Huang (2008) not only 
correlated dredging with decreased water quality, but also with decreased sediment quality. In 
order to improve macroinvertebrate community integrity as well as water quality parameters, 
such as dissolved oxygen, it is necessary to focus conservation efforts on improving both water 
quality and instream habitat quality in agricultural drainage ditches. 
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Appendix A 
Macroinvertebrate tolerance values and functional feeding group designations 
Taxa 
code  Order  Family  FG  Tol 
Taxa 
code  Order  Family  FG  Tol 
1  Amphipoda  GC  4  37  Gastropoda  Ancyclidae  SC  6 
2  Bivalvia  FC  7  38  Gastropoda  Lymnaeidae  SC  6 
3  Coleoptera  Chrysomelidae  SH  *  39  Gastropoda  Physidae  SC  8 
4  Coleoptera  Dryopidae  SH  5  40  Gastropoda  Planorbidae  SC  7 
5  Coleoptera  Dytiscidae  PR  5  41  Hemiptera  Belostomatidae  PR  10 
6  Coleoptera  Elmidae  GC  4  42  Hemiptera  Corixidae  PR  10 
7  Coleoptera  Gyrinidae  PR  5  43  Hemiptera  Gerridae  PR  5 
8  Coleoptera  Haliplidae  SH  7  44  Hemiptera  Naucoridae  PR  5 
9  Coleoptera  Helophoridae  SH  5  45  Hemiptera  Nepidae  PR  5 
10  Coleoptera  Hydrochidae  SH  5  46  Hemiptera  Notonectidae  PR  10 
11  Coleoptera  Hydrophilidae  PR  5  47  Hemiptera  Pleidae  PR  * 
12  Coleoptera  Noteridae  PR  *  48  Hemiptera  Veliidae  PR  * 
13  Coleoptera  Scirtidae  SC  5  49  Hirudinea  Erpobdellidae  PR  10 
14  Coleoptera  Staphylinidae  PR  8  50  Hirudinea  Glosssiphonidae  PR  8 
15  Collembola  GC  10  51  Hirudinea  Haemopidae  PR  6 
16  Decapoda  Cambaridae  SH  8  52  Megaloptera  Coryalidae  PR  0 
17  Diptera  Ceratopogonidae  PR  6  53  Megaloptera  Sialidae  PR  4 
18  Diptera  Chironomidae  GC  6  54  Odonata  Aeshnidae  PR  3 
19  Diptera  Culicidae  FC  8  55  Odonata  Calopterygidae  PR  5 
20  Diptera  Dixidae  GC  1  56  Odonata  Coenagrionidae  PR  6 
21  Diptera  Dolichopodidae  PR  4  57  Odonata  Corduliidae  PR  2 
22  Diptera  Empididae  PR  6  58  Odonata  Gomphidae  PR  1 
23  Diptera  Ephydridae  GC  6  59  Odonata  Lestidae  PR  9 
24  Diptera  Muscidae  PR  6  60  Odonata  Libellulidae  PR  9 
25  Diptera  Psychodidae  GC  10  61  Oligochaeta    GC  8 
26  Diptera  Sciomyzidae  PR  6  62  Plecoptera  Perlidae  PR  1 
27  Diptera  Simuliidae  FC  6  63  Trichoptera  Hydropsychidae  FC  4 
28  Diptera  Stratiomyidae  GC  8  64  Trichoptera  Hydroptilidae  SC  4 
29  Diptera  Tabanidae  PR  8  65  Trichoptera  Leptoceridae  GC  4 
30  Diptera  Tipulidae  SH  3  66  Trichoptera  Lymophylidae  GC  4 
31  Ephemeroptera  Baetidae  GC  4  67  Trichoptera  Odontoceridae  SH  0 
32  Ephemeroptera  Baetiscidae  GC  3  68  Trichoptera  Phryganeidae  SH  4 
33  Ephemeroptera  Caenidae  GC  7  69  Trichoptera  Polycentripodidae  FC  6 
34  Ephemeroptera  Heptageniidae  SC  4  70  Trichoptera  Psychomyiidae  GC  2 
35  Ephemeroptera  Leptohyphidae  GC  4  71  Turbellaria    PR  4 
36  Ephemeroptera  Leptophlebiidae  GC  2           
Functional feeding group designations (FC‐ filterer‐collector, GC‐ gatherer‐collector, PR‐ 
predator, SC‐ scraper, SH‐ sheredder) from Merritt 1995. Tolerance values from Barbour et al., 
1999 and Mandaville, 2002.  
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Appendix B 
2006 Macroinvertebrate Data 
Taxa 
cod
e  Order  Family 
BME
*  AME CME  BLG  ALG  CLG  AXL 
1  Amphipoda  1  328  1  2  222 
2  Bivalvia  242  237  2016  1399  581  560  226 
3  Coleoptera  Chrysomelidae  1  3 
4  Coleoptera  Dryopidae  1 
5  Coleoptera  Dytiscidae  37  312  526  7  15  22  66 
6  Coleoptera  Elmidae  3  2  2  64  163  1886  53 
7  Coleoptera  Gyrinidae  1  17  1 
8  Coleoptera  Haliplidae  13  227  7  110  91  32  5 
9  Coleoptera  Helophoridae  2  4 
10  Coleoptera  Hydrochidae  1  2 
11  Coleoptera  Hydrophilidae  5  21  9  522  355  28  61 
12  Coleoptera  Noteridae  1 
13  Coleoptera  Scirtidae  8  5  18  47  6 
14  Coleoptera  Staphylinidae  1  1  6  4  2  3  2 
15  Collembola  4  7  1  6  2 
16  Decapoda  Cambaridae  5  3  6  5  3  5 
17  Diptera  Ceratopogonidae  3  118  15  13  2 
18  Diptera  Chironomidae  199  836  1368  2676  1740  1612  2639 
19  Diptera  Culicidae  13  64  93  8  6  1 
20  Diptera  Dixidae  2  3  1  1 
21  Diptera  Dolichopodidae  1 
22  Diptera  Empididae  1  1  5  21  20 
23  Diptera  Ephydridae  10  2  14  9  2  4  7 
24  Diptera  Muscidae  3  12  1 
25  Diptera  Psychodidae  2  1 
26  Diptera  Sciomyzidae  7  9  14  5  3 
27  Diptera  Simuliidae  1  16  1  14  2  6 
28  Diptera  Stratiomyidae  3  6  4  1  1  10 
29  Diptera  Tabanidae  1  13  4  23  5  14  3 
30  Diptera  Tipulidae  2  7  3  9  11  10 
31  Ephemeroptera  Baetidae  2  22  30  41  86  34 
32  Ephemeroptera  Baetiscidae  1 
33  Ephemeroptera  Caenidae  16  12  564  83 
34  Ephemeroptera  Heptageniidae  4  3  28 
35  Ephemeroptera  Leptohyphidae  3  89 
36  Ephemeroptera  Leptophlebiidae  9 
37  Gastropoda  Ancyclidae  1 
38  Gastropoda  Lymnaeidae  1111  1631  317  110  106  86  14 
39  Gastropoda  Physidae  3951  2593  1446  706  1290  40  140 
40  Gastropoda  Planorbidae  152  664  94  157  476  17  9 
41  Hemiptera  Belostomatidae  8  11  22  4  3  13 
42  Hemiptera  Corixidae  4  71  2  8  6  1 
43  Hemiptera  Gerridae  2  2  1 
44  Hemiptera  Naucoridae  1 
45  Hemiptera  Nepidae  2  2  1 
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46  Hemiptera  Notonectidae  1  7  1 
47  Hemiptera  Pleidae  2  3  3  2  1 
48  Hemiptera  Veliidae  1  17  12 
49  Hirudinea  Erpobdellidae  254  38  6  20  20  2  13 
50  Hirudinea  Glosssiphonidae  27  833  86  75  35  3  2 
51  Hirudinea  Haemopidae  5  2 
52  Megaloptera  Coryalidae  1 
53  Megaloptera  Sialidae  2 
54  Odonata  Aeshnidae  2  7  4  11  18  13  18 
55  Odonata  Calopterygidae  14  6  75  86 
56  Odonata  Coenagrionidae  10  134  120  697  545  164  141 
57  Odonata  Corduliidae  20  4 
58  Odonata  Gomphidae  1  6  2  3  1 
59  Odonata  Lestidae  21  1 
60  Odonata  Libellulidae  1  3  1  8  4  1 
61  Oligochaeta  14  384  75  209  114  108  210 
62  Plecoptera  Perlidae  1  6 
63  Trichoptera  Hydropsychidae  76  670  296  1546 
64  Trichoptera  Hydroptilidae  22  35  3  8 
65  Trichoptera  Leptoceridae  30  31  3  5 
66  Trichoptera  Lymophylidae  2 
67  Trichoptera  Odontoceridae  1 
68  Trichoptera  Phryganeidae  1 
69  Trichoptera  Polycentripodidae  2  5  1 
70  Trichoptera  Psychomyiidae  1 
71  Turbellaria  20  7  77  30 
 
